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Przyrodniczego w Poznaniu 


ciągu wielu lat ewolucji owady przystosowa- 

ły się do życia we wszystkich środowiskach, 
w tym również w otoczeniu człowieka (1). Wśród owa- 
dów przebywających w bliskim sąsiedztwie człowieka 
oraz zwierząt, które człowiek hoduje i utrzymuje, wy- 
kształciła się liczna grupa gatunków niebezpiecznych 
dla zdrowia i życia (1). Zagrożenie ze strony tych owa- 
dów jest różnorakie. Od pasożytnictwa, poprzez po- 
wodowanie różnego rodzaju alergii, do przenoszenia 
patogenów zagrażających zdrowiu i życiu ludzi i zwie- 
rząt, w przeszłości doprowadzających nawet do wybu- 
chu groźnych epidemii (1). 

Jednym z takich owadów jest pospolity, kosmopo- 
lityczy gatunek z rodziny muchowatych (Muscidae), 
mucha domowa (Musca domestica L.). Samice muchy 
domowej żyją około miesiąca, jednak w budynkach in- 
wentarskich oraz siedliskach ludzkich mogą przezimo- 
wać w stanie anabiozy (1). Dojrzałość płciową osiągają 
już dziewięciodniowe owady. Samica muchy domo- 
wej składa około 600 jaj w ściółce w pomieszczeniach 
chowu zwierząt gospodarskich i oborniku, zwłaszcza 
świń, kur i bydła, kompoście, fermentujących lub gni- 
jących materiałach organicznych (1). Beznogie larwy 
żerują tam do kilku tygodni i następnie przeistaczają 
się w brązowe poczwarki-bobówki. Szybkość rozwoju 
much uzależniona jest od świeżości nawozu, trwa od 
kilku dni do dwóch miesięcy. Rozwój pokolenia w tem- 
peraturze 25°C trwa około dwóch tygodni. Po przepo- 
czwarzeniu trwającym ok. 10 dni wylęgają się doro- 
słe owady, które po kilku minutach są gotowe do lotu. 

Cykl życiowy muchy domowej w dużym stopniu zależy 
od temperatury otoczenia, w którym bytują larwy (tab. 1). 

Większość z pozostałych gatunków much, które 
mogą przebywać w budynkach gospodarskich, cha- 
rakteryzuje się nieco dłuższym cyklem życiowym. 
Przy temperaturach poniżej 12°C rozwój większości 
gatunków much domowych ustaje, natomiast w tem- 
peraturach powyżej 45°C muchy i ich niedojrzałe sta- 
dia zamierają. Należy mieć na uwadze, że w odchodach 
i innego rodzaju odpadkach organicznych temperatu- 
ra z reguły jest wyższa i pozwala na rozwój much tak- 
że w miesiącach zimowych. 

Wiele badań potwierdziło, że muchy mogą być wek- 
torem w przenoszeniu wielu bakterii, pierwotniaków 
i wirusów (2, 3, 8, 9, 10, 26, 23) patogennych dla zwie- 
rząt i ludzi. Badania dowiodły, że na powierzchni cia- 
ła mucha może przenieść do 6 milionów, a w jelicie do 
30 milionów mikroorganizmów, w tym powodujących 
tak groźne choroby, jak: dur brzuszny, paratyfus, dy- 
zenteria, cholera, gruźlica, polio, salmoneloza, wąglik, 
oraz stadia przetrwalnikowe pasożytów (2, 3, 4). Ame- 
rykańska Agencja Żywności i Leków (FDA) klasyfikuje 
muchę domową (Musca domestica) jako czynnik istotny 
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w rozprzestrzenianiu wielu chorób groźnych także dla 
ludzi, m.in. zakażeń tła żywieniowego, takich jak: cho- 
lera, salmonelloza czy czerwonka (8, 10). Wykazano, 
że muchy mogą przenosić patogeny na swoim apara- 
cie gębowym, włoskach pokrywających ciało i odnóża, 
klejących częściach stóp (drobne włoski smakowe roz- 
mieszczone na stopach odnóży), a także z kałem, wy- 
miocinami (muchy posiadają aparat gębowy typu liżą- 
cego, a pokarm rozpuszczają śliną lub wymiocinami (1, 
3, 7, 9, 11). Muchy przyjmują pokarm co godzinę, a kał 
oddają ponad 50 razy na dobę, pozostawiając pstrzonki 
na ścianach i szybach w pomieszczeniach mieszkalnych 
i inwentarskich (1). Muchy występujące w pomieszcze- 
niach ludzkich to najczęściej muchy domowe. Na fermach 
zwierząt poza muchą domową stwierdza się także wy- 
stępowanie muchy plujki (Calliphora vomitoria), nazywa- 
nej muchą niebieską, i muchy zielonej (Lucilla sericata). 

Innym wektorem patogenów niebezpiecznym dla 
zwierząt może być bolimuszka jesienna (Stomoxys cal- 
citrans). Bolimuszka jest, podobnie jak mucha domo- 
wa, gatunkiem kosmopolitycznym. Oprócz S. calci- 
trans kilka innych much z tego rodzaju także żywi się 


Tabela 1. Długość cyklu życiowego muchy domowej w zależności od temperatury otoczenia 


Przybliżony czas trwania cyklu życiowego 
(od jaja do formy dorosłej) w dniach 


Gatunek 
j T m z. 
16C | 18°C 20°C | 25°C 30°C 
Mucha domowa 
(Musca domestica L.) 8 = = e a 
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krwią zwierząt domowych, w tym S. niger, S. sitiens i S. 
indicus (13). Bolimuszka jest podobna do muchy domo- 
wej, ma barwę szarą z ciemnymi pasami przebiegają- 
cymi na tułowiu. Ma jednak inaczej zbudowany aparat 
gębowy: jest on bardzo sztywny i silnie wysunięty ku 
przodowi, zaopatrzony w kłujące szczecinki. Zarów- 
no samce, jak i samice żywią się krwią; mogą atako- 
wać ludzi w przypadku braku preferowanych żywicie- 
li. Bolimuszka ssie krew co 2-3 dni przy bezchmurnej 
pogodzie i w temperaturze nie niższej niż 15°C. Samica 
żyje przeciętnie 20 dni. Jaja składa po uprzednim na- 
ssaniu się krwi, w 5-7 miotach. Bolimuszka znosi ja- 
jeczka w odchodach końskich i krowich albo w gniją- 
cych odpadkach roślinnych. Po 1-4 dniach wylęgają 
się z jajeczek larwy. Larwy trzykrotnie linieją, two- 
rząc po 3. lince postać poczwarki. W temp. 21-26°C po- 
stać larwalna żyje 14—36 dni, a w postaci poczwarki od 
6 do 26 dni. Cały cykl rozwojowy od jaja do muchy doj- 
rzałej trwa 22—57 dni. Doniesienia naukowe wskazu- 
ją, że mucha ta może przemieszczać się nawet na od- 
ległość 12-16 km w ciągu dnia (15). 


Muchy wektorem drobnoustrojów patogennych 
dla świń 


W miarę zmian pojawiających się w sposobie chowu 
i hodowli świń w kierunku coraz bardziej intensyw- 
nego oraz kontrolowanego w zakresie warunków śro- 
dowiska utrzymywania zwierząt, wraz z poprawą wa- 
runków życia świń niejako skorzystały z tego różne 
owady takie jak muchy, pająki, karaluchy i inne, które 
z chęcią bytują w ciepłych miejscach. Najważniejszym 
z nich jest właśnie mucha domowa oraz inne muchy, 
takie jak mucha plujka (Calliphora vomitoria), mucha 
zielona (Lucilla sericata) oraz bolimuszka jesienna (Sto- 
moxys calcitrans) i muszka owocowa (Drosophila melano- 
gaster). Zrozumienie oraz znajomość cykli życiowych 
tych owadów są niezbędne do prawidłowej kontro- 
li i ich zwalczania w gospodarstwach utrzymujących 
świnie oraz inne zwierzęta gospodarskie. 

Ze względu na swoją powszechność w budynkach 
inwentarskich oraz dostęp do skażonych materiałów, 
takich jak martwe świnie, wydzieliny i wydaliny cho- 
rych świń, muchy stanowią duże zagrożenie dla zdro- 
wia zwierząt oraz mogą być istotnym czynnikiem ry- 
zyka w rozprzestrzenianiu się wielu chorób świń (5, 12, 
24, 32, 42). Wykazano, że owady te często przemiesz- 
czają się pomiędzy fermami trzody chlewnej (najczę- 
ściej na odległość do 2—3 km), zwłaszcza w okresie sil- 
niejszych wiatrów, wabione różnymi zapachami (29), 
i tym samym mogą przyczyniać się do roznoszenia 
wielu chorób, jako wektory mechaniczne. Udokumen- 
towano jednak przypadki znacznie dłuższych wędró- 
wek, nawet do 30 km (27). 

Muchy, które nie żywią się krwią i mają liżący aparat 
gębowy, mogą przenosić patogeny w różny sposób: me- 
chanicznie (na zewnętrznych warstwach ciała), z kałem 
oraz wymiocinami. W przypadku much z kłującym apa- 
ratem gębowym, odżywiających się krwią, może docho- 
dzić także do transmisji patogenów wraz z krwią (29). 

W artykule przedstawiono aktualny stan wiedzy 
w zakresie chorób, do szerzenia których mogą przy- 
czyniać się muchy bytujące w fermach Świń. 


Streptokokoza 


Dostępne dane wskazują, że mucha domowa może być 
potencjalnym wektorem biorącym udział w rozprzestrze- 
nianiu Streptococcus suis (24). Przeprowadzone badania 
wykazały, że mucha domowa (Musca domestica) karmio- 
na materiałami skażonymi Streptococcus suis typu 2 była 
zdolna do przeniesienia żywych, zjadliwych bakterii (naj- 
prawdopodobniej w jamie gębowej) przez okres do pięciu 
dni, a następnie zanieczyszczenia tą bakterią materiału, 
którym się żywiła (23). Jest to związane ze sposobem od- 
żywiania się muchy domowej, która aby móc zjeść stałe 
cząstki pożywienia, w pierwszej kolejności pokrywa je sli- 
ną lub po prosu na nie wymiotuje, co prowadzi do upłyn- 
nienia pokarmu. Wykazano, że muchy mogą być zdolne 
do transmisji Streptococcus suis pomiędzy fermami (25). 


Salmoneloza 


Salmoneloza świń jest uważana za poważne zagroże- 
nie dla zdrowia publicznego, jako że świnie domowe 
stanowią istotne źródło tych bakterii dla ludzi. Badania 
wykazały obecność wielolekoopornych szczepów Sal- 
monella izolowanych na fermach świń (6, 12). Badacze 
z Chin (5) wyizolowali 144 izolaty Salmonella z much 
oraz próbek kału z 11 ferm z północno-wschodniej 
części Tajwanu. 71,5% izolatów było opornych na co 
najmniej 3 antybiotyki. W sumie wyizolowano 14 se- 
rotypów, z czego 8 stwierdzono zarówno w próbkach 
kału, jak i próbkach much. Wyniki tych badań wska- 
zują, że muchy mogą być potencjalnym wektorem od- 
powiedzialnym za transmisję pałeczek Salmonella (5). 


Adenomatoza 


Jak wykazały badania, muchy z rodzin Musca oraz Eri- 
stalis mają duży potencjał do przenoszenia i transmisji 
Lawsonia intracellularis pomiędzy świniami (42). W 5 na 
12 ferm, w których potwierdzono obecność L. intracellu- 
laris, jednocześnie wykazano obecność materiału gene- 
tycznego tej bakterii u 22—75% próbek much pobranych 
z porodówek. W 2 fermach obecność DNA L. intracellu- 
laris wykazano w larwalnych formach Eristalis zebra- 
nych z podłogi w pomieszczeniu porodówek. 


Afrykański pomór świń (ASF) 


Eksperymentalnie wykazano, że muchy z rodzaju Sto- 
moxys (bolimuszka, kleparka), do którego należy 18 opi- 
sanych gatunków, mogą przyczyniać się do mecha- 
nicznego przeniesienia ASFV u świń domowych (14, 15). 
Mellor i wsp. (15) dowiedli, że bolimuszka jesienna (S. 
calcitrans) w warunkach doświadczalnych była skutecz- 
nym wektorem mechanicznym ASFV. W badaniach wy- 
korzystano muchy zakażane 1 godzinę oraz 24 godziny 
przed przeniesieniem much do pomieszczeń z wrażli- 
wymi zwierzętami. Muchy ulegały zakażeniu, żywiąc 
się krwią eksperymentalnie zakażonych świń (pobra- 
ną bezpośrednio od świni lub z wacika nasączonego 
krwią zawierającą wirusa). W warunkach eksperymen- 
talnych do przeniesienia zakażenia wykorzystywano 
od 30 (godzinę po napiciu się zakażonej krwi) do 57 
(24 godziny po napiciu się zakażonej krwi) bolimuszek, 
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które następnie miały kontakt ze zdrową świnią. Wi- 
rus w organizmie much pozostawał zakaźny, przez co 
najmniej 2 dni bez widocznej utraty miana. Najwyż- 
szy odsetek much, u których potwierdzono występo- 
wanie wirusa ASF obserwowano w dniu eksperymen- 
talnego zakażenia świń (90%) natomiast w 2. dniu po 
zakażeniu świń jedynie 11% much było dodatnich, ży- 
wiąc się krwią zakażonych zwierząt. Utrzymywanie się 
wysokich mian ASFV w organizmie muchy przez 2 dni 
sugeruje, że transmisja powinna być możliwa co naj- 
mniej przez ten czas. Jednocześnie nie udało się wyka- 
zać transmisji, gdy muchy były przenoszone do zdro- 
wych świń po 2 dniach od napicia się zakażonej krwi. 

Choć należy mieć na uwadze, że w warunkach na- 
turalnych mucha ta żywi się głównie krwią bydła 
oraz koni (16), to wielu autorów potwierdza jej obec- 
ność w chlewniach, gdzie bytuje razem z muchą do- 
mową (17, 18, 20). 

W aktualnych badaniach ośrodków litewskich nie 
potwierdzono jednak obecności wirusa w muchach 
z obiektów zakażonych (z ognisk choroby; 22). 


Zespół rozrodczo-oddechowy świń (PRRS) 


Zespół rozrodczo-oddechowy świń (PRRS) to choro- 
ba o ogromnym znaczeniu ekonomicznym, występu- 
jąca na całym świecie. Ponieważ epidemie występują 
w różnych gospodarstwach na danym terenie, także 
pomimo zastosowania szeregu środków bezpieczeń- 
stwa biologicznego, niektórzy badacze sugerują, że do 
transmisji wirusa może dochodzić z udziałem jakiegoś 
wektora, np. mechanicznego (33). 

W badaniach Otake i wsp. (30) udowodniono, że wi- 
rus PRRS może przetrwać do 6 godzin na egzoszkiele- 
cie muchy domowej oraz do 12 godzin w jelitach muchy 
po kontakcie z zakażoną świnią. W badaniach Golding 
i wsp. (31) wykazano, że prędkość poruszania się much 
z rodziny Musca spp. wynosi ok. 0,3 m/s (1 km/h). Bio- 
rąc to pod uwagę, istnieje teoretyczna możliwość, aby 
w czasie, kiedy wirus w ciele much pozostaje zakaźny, 
został on przeniesiony nawet na odległość 12 km (29). 

W badaniach z 2009 r. zespół Pitkin i wsp. (32) udo- 
wodnił, że w warunkach terenowych muchy domowe 
mogą być mechanicznym wektorem wirusa PRRS, zdol- 
nym do jego transmisji pomiędzy budynkami/ferma- 
mi (badania przyprowadzono na fermach oddalonych 
0 120 metrów). Wewnątrz organizmu muchy nie zacho- 
dzi jednak replikacja wirusa, dlatego nie odgrywają one 
roli wektorów biologicznych. Uzyskane wyniki wska- 
zują, że w sprzyjających warunkach mucha domowa 
może przenieść PRRSV od zainfekowanych świń do in- 
nych chlewni i obiektów lub innych gospodarstw trzody 
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objętość krwi spożytej przez bolimuszki jest zbyt mała, 
aby zawierała dawkę wirusa, która jest w stanie wywołać 
efektywne zakażenie świń i stanowić element transmi- 
sji tego patogenu pomiędzy świniami/chlewniami. Ten 
sam zespół zbadał także możliwość nabycia przez boli- 
muszkę (Diptera: Muscidae; Stomoxys calcitrans L.) wiru- 
sa PRRSV wraz z krwią, którą się żywią, oraz czas prze- 
trwania wirusa w organizmie muchy (34). W badaniach 
dokonywano zarówno izolacji wirusa, jak i oceniano 
obecność materiału genetycznego PRRSV testem PCR. 
Potwierdzono, że wirus może się przedostać do organi- 
zmu muchy wraz z zakażoną krwią, a jego ilość malała 
wraz z upływem czasu. Obecność wirusa potwierdzo- 
no do 24 godzin od spożycia zakażonej krwi (izolacja), 
a materiał genetyczny wykrywano do 96 godzin (34). 


Inne patogeny 


Naukowcy z Wielkiej Brytanii wykazali potencjał mu- 
chy domowej do transmisji PCV2 w populacji świń. 
Wykazali eksperymentalnie, że muchy z gospodarstw 
PCV2 dodatnich są również PCV2-dodatnie w testach 
PCR (39). Ponadto wykazali, że szczepienie stad wpły- 
wa pozytywnie także na ilość wirusa w środowisku, co 
objawiało się mniejszą ilością materiału genetycznego 
stwierdzanego w muchach po wprowadzeniu szcze- 
pień. Istnieją doniesienia, że muchy mogą przyczy- 
niać się do transmisji TGEV (28) Campylobacter spp. 
(40), E. coli 0157:H7 (26, 41). W warunkach eksperymen- 
talnych wykazano, że bolimuszka Stomoxys calcitrans 
może przenieść Mycoplasma suis pomiędzy świniami, 
jednak tylko przez okres do 1 godziny. Wskazuje to, że 
bolimuszka może być co najwyżej wektorem mecha- 
nicznym w transmisji tego patogenu (21). 


Pasożyty wewnętrzne i zewnętrzne 


Udokumentowano, że muchy mogą przenosić na swo- 
im egzoszkielecie oraz włoskach pasożyty, takie jak: 
Cryptosporidium parvum (36), Toxoplasma gondii (37) 
i Sarcocystic spp. (38). 

W organizmach muchy domowej (w badaniach wyko- 
rzystano 224 muchy) oraz na ich zewnetrznej powtoce 
ciała potwierdzono obecność jaj oraz larw 4 pasożytów 
wewnętrznych należących do nicieni, których żywicielem 
może być świnia domowa (3) (tab. 2). Były to Ascaris suum, 
Strongyloides ransomi, Metastrongylus spp., oraz nicienie 
należące do rzędu Strongylida. Potwierdzono także obec- 
ność wszy świńskiej (Haematopinus suis) na egzoszkielecie 


Tabela 2. Liczba pasożytów (jaja/larwy) znalezionych w ciele lub na ciele much (n=224) 


bytujących w chlewni (wg 3) 


chlewnej. Chociaż do transmisji wirusa przez owady na 3 3 
: : rae. A : Gatunek Stadium Egzoszkielet 

niezakażone świnie dochodzi prawdopodobnie bardzo 
rzadko, ponieważ zależy to od dużej liczby czynników,  Nicienie 
to niemniej zostało udowodnione, że jest to możliwe. Ascaris suum jaja 9 4 
Nie wiadomo natomiast, czy muchy mogą przeno- | Metastrongylus spp. Jaja 18 0 
sić PRRSV na odległości przekraczające 120 metrów. koo lus spp. larwa 9 0 

W innych badaniach wykazano, ze w warunkach la- Strongy PIERS ANSON Jajo 13 9 

; ; , Strongylida jajo 6 10 

boratoryjnych można dokonać eksperymentalnego za- me aces 

SR A PE Ą larwy niezidentyfikowanych nicieni larwa 12 14 
każenia bolimuszki wirusem PRRS, jednak prawdopodo- - OR 
bieństwo transmisji wirusa na świnie zostało ocenione Owady _ ; 
jako niskie (33). Autorzy konkludują, że prawdopodobnie Haematopinus suis nimfa 1 b 
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jednej z much. Uzyskane wyniki wskazują na potencjał 
muchy domowej w transmisji wymienionych pasoży- 
tów w populacji świń. Ostateczne potwierdzenie tej tezy 
wymaga jednak wykonania badań eksperymentalnych. 


Podsumowanie 


Uzasadnione wydaje się założenie, że muchy mogą prze- 
nosić o wiele więcej patogenów niż te, dla których zo- 
stały przeprowadzone badania. Należy jednak zacho- 
wać ostrożność w przypadkach, gdy stwierdzono jedynie 
obecność w próbkach much materiału genetycznego lub 
patogenu. Sama obecność tego materiału nie wskazu- 
je ostatecznie, że muchy muszą koniecznie odgrywać 
rolę w jego rozprzestrzenianiu. Dawka przenoszonego 
przez muchy patogenu może być bardzo mała, niższa 
niż dawka zakaźna wymagana do wywołania infekcji 
u świni, jak to ma miejsce np. w przypadku Brachyspira 
hyodysenteriae. Nie należy jednak problemu lekceważyć. 
Muchy domowe okazały się czynnikiem ryzyka prze- 
noszenia zakażeń chociażby PRRSV, dlatego producenci 
trzody chlewnej oraz lekarze weterynarii powinni wdra- 
żać odpowiednie działania, mające na celu zwalczanie 
owadów w budynkach, gdzie utrzymywane są świnie. 
Wydaje się także, że w obecnej sytuacji epidemiologicz- 
nej bardziej szczegółowych badań wymaga zagadnie- 
nie ewentualnej transmisji przez muchy wirusa ASF. 
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